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El presente trabajo de investigación se realizó en el Hospital Veterinario Terán en la 
ciudad de Arequipa entre los meses noviembre del 2014 a agosto del 2015. 
 El objetivo de este estudio es: Evaluar el poder desinfectante de tres detergentes 
utilizados para la limpieza de instrumental quirúrgico, en el cual se quiere dar a 
conocer un detergente alternativo que sea eficaz en la desinfección de instrumental 
quirúrgico. 
Para la metodología de tipo experimental se utilizó el detergente enzimático 
proteolítico, 3 detergentes domésticos y agua para la limpieza de instrumentales 
quirúrgicos utilizados en 4 tipos de intervenciones quirúrgicas. 
Se escogieron 5 piezas del instrumental quirúrgico para ser limpiados con los 
diferentes tipos de detergente y agua; para luego tomar 2 muestras de cada pieza las 
cuales fueron sembradas en los Agares: Agar sangre y Agar MacConkey, de las que 
se registró el crecimiento de colonias bacterianas. 
Para la evaluación se utilizó una estadística descriptiva y comparativa donde se logra 
apreciar el poder desinfectante del detergente enzimático proteolítico donde su 
efectividad es al 100%, en la significancia muestra homogeneidad de datos p=0.00, en 
cuanto al uso de los detergentes N° 1 y N° 2 su desviación estándar manifiesta la 
misma proyección o dispersión 0.54772, pero en las medias existe diferencia 
(Detergente N°1=0.400) (Detergente N°2= 0.600), en las proyecciones de sus 
significancias  ambos muestran efectividad de desinfección siendo el detergente N° 1 
el más efectivo p = 0.023 (significancia límite = 0.05), el uso de agua no manifiesta 
desinfección de bacterias, al contrario se logra apreciar una mayor proliferación de 
bacterias por ende su significancia es mayor con el p = 0.530 (valor límite p<0.05) 
En conclusión se muestra que el detergente N°1 es un desinfectante de mayor 
efectividad para la limpieza de instrumental quirúrgico, siendo una opción alternativa 










This research was conducted in Teran Veterinary Hospital in Arequipa between 
November 2014 and August 2015 months. 
The objective of this study is to evaluate three disinfectant detergents for cleaning 
surgical instruments, in which you want to provide an alternative detergent that is 
effective in disinfecting surgical instruments. 
Proteolytic enzyme detergent, 3 household detergents and water for cleaning surgical 
instruments used in four types of surgery used for experimental methodology. 
5-room surgical instruments to be cleaned with different types of detergent and water 
were chosen; then take 2 samples of each piece of which were planted in the Agars: 
blood agar and MacConkey Agar, of which the growth of bacterial colonies was 
recorded. 
A descriptive and comparative statistics which can appreciate the disinfecting power of 
proteolytic enzyme detergent where their effectiveness is 100%, the sample 
homogeneity data significance p = 0.00, was used in the use of detergents Nº 1 for 
evaluation and Nº 2 shows the standard deviation or dispersion 0.54772 same 
projection, but in the middle there is a difference (detergent Nº 1 = 0.400) (Detergent 
Nº 2 = 0.600), on projections of its significances both show effectiveness of disinfection 
being detergent Nº 1 most effective p = 0.023 (borderline significance = 0.05), use of 
water manifests no disinfection of bacteria, unlike can appreciate further proliferation of 
bacteria therefore its significance is greater with p = 0.530 ( limit value p <0.05). 
In conclusion it shows that the detergent Nº 1 is a more effective disinfectant for 
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CAPÍTULO I: INTRODUCCIÓN 
1.1. ENUNCIADO DEL PROBLEMA 
“Evaluación del poder desinfectante de tres detergentes utilizados para la 
limpieza de instrumental quirúrgico, Arequipa 2014”. 
1.2. DESCRIPCIÓN DEL PROBLEMA 
1.2.1 Desconocimiento de métodos y técnicas adecuadas 
La preocupación del Médico Veterinario es establecer acuerdos de 
buena praxis profesional que incidan en la mejora de la calidad de 
sus servicios, promover el interés en los temas de asepsia, 
desinfección y esterilización. 
 La suciedad actúa protegiendo a los microorganismos del 
contacto con agentes letales (desinfectantes, esterilizantes) y 
reaccionan e inactivan los agentes de limpieza.  
 El manejo de los objetos contaminados debe ser mantenido a un 
mínimo. 
 El costo se debe evaluar en relación con la dilución, el 
rendimiento y la seguridad. 
Empleo de insumos que deterioran el instrumental 
 Detergentes con pH alto, clorhexidina, que producen erosión. 
 Detergentes con pH bajo que producen corrosión. 
 Detergentes cáusticos y abrasivos. 





1.3.1. Aspecto General 
Evaluar el poder desinfectante de tres detergentes utilizados para 
la limpieza de instrumental quirúrgico teniendo en cuenta que la 
limpieza, desinfección y posterior esterilización, son procesos 
primordiales para el correcto funcionamiento de áreas de trabajo 
donde es necesario tener bajo control la carga microbiana 
presente. La limpieza del instrumental quirúrgico con un adecuado 
detergente garantiza un mejor procedimiento que elimina el riesgo 
de agentes contaminantes.  Por lo tanto, evaluando el poder 
desinfectante de estos detergentes, se tendrán datos técnicos de la 
eficacia de los mismos y las mejoras de limpieza del instrumental 
quirúrgico. 
1.3.2. Aspecto tecnológico 
Esta investigación demostrará mediante los resultados la eficacia 
de uno de los detergentes, con conocimiento del poder 
desinfectante específico de alto nivel de efectividad para cada 
material a tratar. 
En la actualidad la limpieza de instrumental quirúrgico es 
inadecuada, causando el deterioro de los mismos, por falta de 
conocimiento de las propiedades de los detergentes. 
1.3.3. Aspecto social 
Mejorar la práctica de asepsia antes o durante un procedimiento 
quirúrgico para reducir el riesgo de infección en el paciente, al 
disminuir la probabilidad de que los microorganismos entren en 
áreas del cuerpo donde puedan causar infección, por lo tanto el 




1.3.4. Aspecto económico 
Se economizará recursos con el uso del detergente adecuado para 
la limpieza del instrumental quirúrgico. El uso de los detergentes 
inadecuados puede dar lugar a costos excesivos. Con esta 
investigación se podrá dar a conocer el mejor resultado de los tres 
detergentes a prueba, para poder racionalizar los costos. 
1.4. PLANTEAMIENTO DE HIPÓTESIS 
Dado que el uso de detergentes enzimáticos proteolíticos es una práctica 
recomendada para la limpieza de material quirúrgico después de una 
cirugía, es probable que el uso de detergentes de uso doméstico pueda 
ejercer el mismo poder desinfectante. 
1.5. OBJETIVOS 
1.5.1. Objetivos Generales 
Evaluar el poder desinfectante de tres detergentes utilizados para 
la limpieza de instrumental quirúrgico. 
1.5.2. Objetivos Específicos  
 Evaluar el detergente N° 1 .- VANISH 
 Evaluar el detergente N° 2 .- ARIEL  
 Evaluar el detergente N° 3 .- MAGIA BLANCA 





CAPITULO II: MARCO TEÓRICO 
2.1. REVISIÓN BIBLIOGRÁFICA 
2.1.1. Bibliografía principal 
2.1.1.1 Técnica aséptica 
La técnica aséptica se define como los métodos y prácticas 
que previenen la contaminación cruzada durante la cirugía. 
Implica la preparación adecuada de las instalaciones y el 
entorno, el campo operatorio, el personal quirúrgico y el 
material quirúrgico.  
Para que se produzca una infección, los microorganismos 
deben introducirse antes en la herida quirúrgica. Los 
microorganismos  pueden tener un origen exógeno (es 
decir, proceden del aire, del instrumental quirúrgico, del 
personal quirúrgico o del paciente) o endógeno (es decir, 
microorganismos que se originan en el cuerpo del 
paciente). Es imposible eliminar todos los microorganismos 
de la herida quirúrgica y del campo estéril; sin embargo, la 
técnica aséptica limita la exposición del paciente a un 
número de microorganismos que no resulta nocivo. (2). 
 
A. PREPARACIÓN DEL MATERIAL QUIRURGICO 
Independientemente de la técnica de esterilización que se 
utilice, el instrumental y las prendas de tela (p. ej., toallas, 
batas y paños quirúrgicos) deben lavarse para eliminar la 
contaminación macroscópica. El instrumental debe lavarse 
con desinfectantes adecuados a mano o con un equipo de 
limpieza por ultrasonidos tan pronto como sea posible 
después de la cirugía. (11). 
Los materiales que se utilizan para empaquetar el 
instrumental (p. ej., envoltorios o envases) permiten que 
penetre el producto esterilizador y mantienen la esterilidad 
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después de la esterilización. Los materiales de 
empaquetado deber diseñarse teniendo en cuenta el 
proceso de esterilización que se va a utilizar. Los 
elementos que se van a esterilizar mediante vapor a 
presión u otros métodos (p. ej., óxido de etileno, plasma) 
deben envolverse de una forma determinada. 
Los materiales del envase también deben ser adecuados 
para los elementos que se van a esterilizar. Por ejemplo, no 
cortantes, ya que podrían romperlos fácilmente. No deben 
utilizarse cierres de metal (p. ej., grapas, clips), ya que 
podrían perforar el envase.  
Los recipientes estériles suelen ser cajas rígidas hechas de 
plástico de alto rendimiento, que puede esterilizarse con 
vapor y es resistente al calor, o están fabricadas con otros 
materiales en los que puede colocarse y esterilizarse el 
instrumental. Los recipientes rígidos se utilizaron por 
primera vez en Alemania a mediados de los años noventa. 
Su función principal era transporta el instrumental y ropa 
estériles. En aquella época no era raro que el material 
esterilizado se guardara en recipientes para utilizarlo a lo 
largo de todo el día. Con el tiempo, los recipientes de 
esterilización se han ganado la confianza de los 
profesionales que trabajan en los hospitales. Son 
resistentes y baratos, ayudan a organizar los paquetes y 
protegen el instrumental  mejor que los paños. Los 
recipientes cerrados necesitan incorporar filtros (sólo en la 
tapa, o en la tapa y en el fondo del recipiente) y cierres, 
precintos y/o sellos que resistan la manipulación. Los 
recipientes rígidos pueden ser una buena opción si la sala 
de esterilización es lo bastante grande para guardarlos y si 
el espacio de almacenamiento actual es suficiente para 
acomodar el nuevo sistema. Existen recipientes de muchas 
formas y tamaños para que pueda guardarse la mayoría del 
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instrumental que suele usarse, incluyendo endoscopios, 
taladros y cámaras. (2). 
Los paños de esterilización originales eran de muselina de 
140 hebras. Estos paños tenían las ventajas de que eran 
suaves, reutilizables, baratos y absorbentes, y se podían 
tapas las bandejas fácilmente. Sin embargo, al ser textiles, 
las bacterias podían penetrar fácilmente en el paquete. En 
la mayoría de los hospitales se utilizaba un envoltorio doble 
para reducir la contaminación del material quirúrgico. En los 
años sesenta se introdujeron los materiales no entretejidos, 
que proporcionan una barrera más eficaz frente a los 
microorganismos y que, además, son resistentes al agua. 
Sin embargo, el material que se usaba para estos 
envoltorios era un derivado de la celulosa que no era 
especialmente resistente, por lo que seguía siendo 
necesario el envoltorio secuencial (doble). La introducción 
del polipropileno permitió el desarrollo de envoltorios 
resistentes, con propiedades de barrera y repelentes. 
Actualmente, los tejidos sin entretejer que más se utilizan 
en el mundo de la medicina son el spunlaced, que está 
hecho a base de fibras de poliéster entrelazadas con una 
capa de pulpa de madera, y el SMS, que está formado por 
tres capas (spunlaced, meltblown y spunbonded) que se 
mantienen unidad por una resina de polipropileno. Estos 
productos proporcionan una protección excelente frente a 
la contaminación microbiana. Sin embargo, a pesar del 
hecho de que ha amentado la eficacia de barrera, aunque 
sólo se utilice una hoja del envoltorio, sigue siendo habitual 
hacer paquetes de varias capas debido a la rigurosidad con 
que deben manejarse los paquetes y a las graves 
consecuencias de la contaminación bacteriana. 
Antes de envolverlo, el instrumental debe separarse y 
colocarse en función del uso que se la vaya a dar.  
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Los paquetes de instrumental deben envolverse de forma 
que puedan desenvolverse fácilmente sin alterar la técnica 
estéril. (2). 
B. MANIPULACIÓN Y ALMACENAMIENTO DEL 
INSTRUMENTAL Y EL EQUIPO ESTERILIZADOS 
Después de sacarlos del autoclave los paquetes se dejan 
enfriar y secar individualmente en estantes. Si los paquetes 
se colocan unos encima de otros mientras se enfrían, la 
humedad puede condensarse y podría producirse 
contaminación por contacto, ya que la humedad transporta 
las bacterias desde una superficie no estéril a otra estéril. 
Cuando los paquetes esterilizados están completamente 
secos, hay que ponerles una tapa impermeable y 
guardarlos en armarios cerrados (y no sin tapar en estantes 
abiertos) para protegerlos de la humedad y del contacto 
con distintas partículas (como polvo que contenga 
bacterias). Debe evitarse  la manipulación excesiva del 
material esterilizado, especialmente si se trata de utensilios 
puntiagudos o con bordes cortantes. Los elementos 
esterilizados deben manejarse con cuidado y hay que evitar 
doblarlos, aplastarlos o comprimirlos, ya que podría 
romperse el precinto o podría perforarse el envase. Los 
paquetes estériles deben guardarse lejos de los conductos 
de ventilación, de los sistemas rociadores y de las lucen 
que producen calor. Las condiciones medioambientales 
ideales son poca humedad sin corrientes de aire, y una 
temperatura ambiente constante, que pueda controlarse. 
(2) 
 Caducidad de la esterilización 
El uso de las fechas de caducidad de los utensilios 
esterilizados que aparecen en varios tipos de envoltorios es 
controvertido. Lo que contamina los productos no es el 
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tiempo, sino lo que ocurre. Hace poco tiempo se ha 
demostrado que si los utensilios se envuelven, se 
esterilizan y se manipulan de forma adecuada, permanecen 
estériles a no ser que  el paquete se abra, se moje, se 
rasgue, se rompa el precinto o se dañe de alguna otra 
forma (es decir, caducidad que depende de lo que ocurre). 
La duración de la de la esterilización de un elemento 
depende de varios factores: 1) el tipo y el diseño de los 
materiales del envase; 2) el número de veces que se 
manipula un paquete antes de utilizarlo; 3) el número de 
personas que manipulan el paquete; 4) si el paquete se ha 
almacenado (p. ej., limpieza, temperatura y humedad) y el 
método de precintado y si se ha utilizado una funda para 
protegerlo del polvo. Para utilizar con eficacia un sistema 
de caducidad que depende de los hechos, deben adoptarse 
unos protocolos adecuados para la esterilización y la 
manipulación de los elementos. 
 Manipulación de los elementos esterilizados  
En el futuro, los paquetes esterilizados no tendrán fecha de 
caducidad; tendrán la fecha de esterilización y un número 
de control del lote para poder rastrear  un elemento no 
estéril. Los elementos que no se utilizan con frecuencia 
deben cubrirse con fundas impermeables precintadas con 
calo. En todos los paquetes aparecerá escrito: “Se 
garantiza la esterilidad si el paquete no está dañado o 
abierto”. Estos elementos se almacenarán  de forma que no 
se altere el envoltorio ni la esterilidad, y deberán cambiarse 
de sitio para que se utilicen primero los elementos que se 
procesaron antes. 
Si un paquete estéril está dañado, no debe utilizarse. Se 
considera que un paquete dañado si el envoltorio está 
húmedo; si se ha colocado en un entorno donde hay polvo 
o se ha almacenado cerca de una fuente de circulación de 
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aire: si se ha caído o está doblado, aplastado, comprimido, 
desgarrado o perforado; o si se ha roto el precinto. La 
formación del personal de cirugía debe de incluir el 
entrenamiento para proteger los elementos esterilizados 
para que no pierdan la esterilidad. Debe comprobarse 
cuidadosamente la integridad de los elementos 
esterilizados para identificar los artículos dañado, y quitar 
las fundas de plástico o limpiarlas con trapo antes de 
llevarlos a la zona quirúrgica. 
 Desenvolver y abrir los elementos estériles 
Los elementos estériles se envasan de forma que el 
personal de quirófano pueda desenvolverlos sin 
contaminarlos. Existen tres métodos habituales para 
distribuir los elementos estériles. 
 Desenvolver los paquetes estériles grandes de 
tela/papel/polipropileno que no puedan sostenerse 
mientras se distribuyen.  
Si el paquete es demasiado grande voluminoso o pesado 
para sostenerlo durante la distribución, puede abrirse sobre 
un soporte Mayo o encima de una mesa. Coloque el 
paquete en el centro del soporte Mayo o en la mesa y 
desdóblelo tirando había usted (esto impide que extienda la 
mano y el brazo sobre el área estéril). Toque solo el borde 
y la superficie inferior del paño. Siga el mismo 
procedimiento para cada pliegue. Un miembro del equipo 
estéril deberá colocar el paquete en la mesa estéril cuando 
esté abierto. 
Existen desacuerdos sobre la forma correcta de abrir los 
paquetes estériles con dos envoltorios (solo la capa exterior 
o dos capas), y hay pruebas que apoyan ambas técnicas. 
El motivo para abrir sólo la capa externa es que así se 
elimine el riesgo de diseminación bacteriana desde manos 
y brazos del personal de enfermería de distribución hacia el 
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contenido del paquete estéril. La razón que apoya que se 
abran ambos envoltorios es que cuando se abre la 
superficie exterior del envoltorio interior, puede 
contaminarse con partículas de polvo y restos del envoltorio 
exterior; si el personal de enfermería de distribución abre el 
envoltorio interior, la posibilidad de contaminación 
disminuye. La decisión sobre qué técnica utilizar debe 
basarse en la experiencia del personal y en la calidad de la 
barrera. 
 
 Desenvolver los paquetes estériles de tela/papel 
que pueden sostenerse mientras se distribuyen 
Estos paquetes pueden abrirse y colocarse en una mesa 
estéril, o una vez abiertos, puede sostenerlos un miembro 
del equipo estéril. (2) 
C. ESTERILIZACIÓN Y DESINFECCIÓN. 
La esterilización es la destrucción de todos los 
microorganismos (bacterias, virus y esporas) de un 
elemento. Generalmente, se refiere a objetos (p. ej. 
Instrumental, paños, catéteres y agujas) que entran en 
contacto con los tejidos o que penetran en el sistema 
vascular. La desinfección es la destrucción de la mayoría 
de los microorganismos patógenos de los objetos 
inanimados, mientras que la antisepsia es la destrucción 
de la mayoría de los microorganismos patógenos en 
objetos animados (vivos). Con ninguno de estos 
procedimientos se consigue matar o inactivar a todos los 
microorganismos, incluso utilizándolos correctamente. Se 
utilizan antisépticos para matar a los microorganismos 
cuando se prepara la piel del paciente y se hace el lavado 
quirúrgico; sin embargo, la piel no se esteriliza. 
Generalmente, el significado de limpieza se limita la 
eliminación física de los contaminantes superficiales, 
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normalmente con agua y jabón o detergente, ultrasónicos, 
u otros métodos. Aunque la limpieza elimina manchas y 
bacterias, no mata o inactiva virus y las bacterias. 
 
 DESINFECCIÓN 
Generalmente, la desinfección implica el uso de productos 
líquidos, como fenol o sus derivados, alcohol, halogenuro, 
aldehídos, compuestos de amonio cuaternario, cloroformo, 
óxido de etileno (EtO), iones de metales pesados o 
colorantes. La selección del desinfectante adecuado 
depende del resultado deseado; algunos desinfectantes 
destruyen un número limitado de microorganismos de 
forma eficaz; otros matan a todos los microorganismos 
incluyendo las esporas. En la Tabla N° 1 se enumeran los 
desinfectantes más comunes, su uso y las precauciones 
que deben tomarse. 
 
TABLA Nº 1 
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Ninguna Alquilación de 
proteínas y ácido 
nucleíco. 







 ESTERILIZACIÓN POR VAPOR 
El vapor saturado bajo presión es una sustancia práctica y 
segura para la esterilización del material médico resistente 
al calor y su empaquetado. El vapor destruye rápidamente 
todos los microorganismos conocidos mediante la 
coagulación y la desnaturalización de las proteínas 
celulares. Para asegurar que se destruyen todos los 
microorganismos vivos, es muy importante que la relación 
entre la temperatura, la presión y el tiempo sea la correcta. 
Si el vapor se encuentra en un comportamiento cerrado y la 
presión aumenta, también aumenta la temperatura, siempre 
que el volumen del compartimento se mantenga constante. 
Si los objetos están en contacto con el vapor a una 
temperatura y presión específica, durante el tiempo 
suficiente, se esteriliza. La unidad que se utiliza para crear 
este vapor presurizado, a alta temperatura, se llama 
autoclave. Algunos tipos de microorganismos son más 
resistentes al calor que otros. Las esporas de 
microorganismos termofílicos aerobios y anaerobios son la 
forma de vida más resistente al calor húmedo que se 
conocen. Las partículas víricas toleran mucho peor la 
esterilización con vapor que las esporas. 
La esterilización puede fracasar si los paquetes se colocan 
demasiado juntos o de forma incorrecta en el autoclave o 
en el recipiente para la esterilización con gas. Los paquetes 
de instrumental deben colocarse verticalmente (es decir, 
sobre el borde) y longitudinalmente en el autoclave. Los 
paquetes duros deben colocarse en la periferia, donde el 
vapor entra en la cámara. Debe haber un poco de aire 
entre los paquetes para facilitar el flujo de vapor (2,5-5cm 
entre los paquetes, y entre las paredes y los paquetes). Los 
paquetes de ropa se colocan de forma que las capas de 
tejido estén orientadas verticalmente (es decir, sobre el 
borde). Estos paquetes no deben apilarse, ya que, al 
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aumentar el grosor, disminuye la penetración del vapor. 
Para que la esterilización con vapor o con gas se eficaz, 
debe vigilarse cuidadosamente y seguir exactamente las 
instrucciones para preparar, empaquetar y colocar el 
material. Deben utilizarse indicadores de la esterilización. 
Tipos de esterilización por vapor: 
 Esterilizador de desplazamiento por gravedad.  El 
esterilizador  por vapor que más se utiliza en la práctica 
veterinaria es el esterilizador del desplazamiento por 
gravedad(o “descendente”) funcionamiento de este 
esterilizador se basa en el principio de que el aire es 
más pesado que el vapor. El material que se va a 
esterilizar se coloca en la cámara interior. El vapor a 
presión entra desde la cámara externa y estrecha, en la 
cámara interna y rodea los objetos. La gravedad tira del 
aire de la cámara interna hacia abajo, hasta el suelo, y 
sale una válvula sensible a la temperatura. Cuando el 
vapor se acumula y la temperatura aumenta, la válvula 
que libera el vapor se cierra. Puesto que la función de 
este esterilizador se basa en la capacidad del aire para 
moverse hasta la parte inferior del autoclave, es muy 
importante envolver y colocar los objetos con cuidado. El 
tiempo y la temperatura mínimos estándar  para el 
esterilizador de desplazamiento por la gravedad son de 
10 a 25 minutos a 132 °C-135 °C, o 15-30 minutos a 121 
°C. En la tabla 2-2 se muestra el tiempo de esterilización 
recomendado para los objetos que suelen esterilizarse. 
 Esterilizador de prevacío. El esterilizador de prevacío 
depende de que el aire salga activamente de la cámara 
interna, creando un vacío. Se inyecta vapor en la cámara 
para sustituir el aire. Con este método de esterilización 
se consigue una gran penetración del vapor en menos 
tiempo que con los esterilizadores de desplazamiento 
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por gravedad. El tiempo y la temperatura mínimos 
estándar para los esterilizadores de prevacío son de 3-4 
minutos a 132 °C- 135 °C. 
 Esterilizador de ciclo rápido. La esterilización urgente 
o “de ciclo rápido” se realiza cuando debe esterilizarse 
rápidamente un objeto no estéril, sin envolver. Se utiliza 
un esterilizador de desplazamiento por gravedad. El 
objeto se coloca sin envolver en una bandeja de metal 
perforada y se esteriliza siguiendo las recomendaciones 
del fabricante en cuando al tiempo y la temperatura. Los 
objetos esterilizados se llevan al quirófano en la bandeja 
de metal utilizando asa desmontables. Es difícil repartir 
el instrumental esterilizado por ciclo rápido de forma 
aséptica; la bandeja está caliente, húmeda y sin 
envolver, lo que significa que recoge el polvo, los restos 
de microorganismos más fácilmente que las bandejas 
secas y frías con protección de barrera biológica. Este 
tipo de esterilización sólo debe utilizarse en casa de 
urgencia, cuando no hay otra alternativa. El tiempo y la 
temperatura mínimos estándar para un esterilizador de 
ciclo corto por gravedad es de 3 minutos a  132 °C para 
los elementos de metal  y los no porosos (es decir, 
objetos sin huecos), y de 10 minutos a la misma 
temperatura para los objetos de metal huecos, los 
elementos porosos (p. ej. Goma o plástico), y las 
herramientas colocadas en el autoclave para 
esterilizarse juntas. 
 ESTERILIZACIÓN QUÍMICA (GAS) 
 Óxido de etileno. El EtO es un gas inflamable, 
explosivo, que mata a los microorganismos 
alterando su ácido desoxirribonucleico (ADN) 
mediante alquilación. El material que no puede 
resistir la temperatura y la presión extremas de la 
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esterilización con vapor (es decir, endoscopios, 
cámaras, plásticos y cables de tensión) puede 
esterilizarse con EtO. Generalmente, los 
endoscopios flexibles  requieren una preparación 
especial con fundas de EtO que impiden la rotura 
de la capa de plástico externa. El proceso mejora 
con el calor y la humedad; la temperatura y la 
humedad óptimas varían entre 49 °C y 
temperatura, y la densidad y el tipo de materiales 
que se van a esterilizar. La 60 °C, y del 20% al 40% 
respectivamente. El tiempo necesario para la 
esterilización depende de la concentración de EtO, 
el nivel de humedad, la mayoría de los objetos se 
esterilizan a 54,4 °C durante aproximadamente 2,5 
horas; los elementos sensibles al calor se 
esterilizan a 37,8 °C durante unas 5 horas. Deben 
respetarse las recomendaciones del fabricante 
sobre el tiempo de exposición al EtO. Existen 
unidades compactas, de sobremesa, en las que se 
combinan los sistemas de ventilación y de purga (p. 
ej. Anprolene, Anderson Products, Haw, N.C.). 
     Es muy importante para la seguridad del paciente y 
del personal del hospital que todos los materiales 
esterilizados con EtO se airén bien. El tiempo de 
aireación especifico necesario para los elementos 
quirúrgicos depende de muchas variables, como la 
composición y el tamaño de los elementos, su 
preparación y empaquetado, el tipo de 
esterilización de EtO utilizado, el tipo de aireador 
utilizado y el patrón de penetración de la 
temperatura  de la cámara del aireador. Deben 
seguirse las recomendaciones del fabricante, pero 
generalmente es suficiente la aireación en un área 
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bien ventilada durante un mínimo de 7 días, o de 
12 a 18 horas en un aireador.  
     Los objetos deben lavarse y secarse antes de la 
esterilización con EtO; la humedad y el material 
orgánico se unen al EtO y dejan un residuo tóxico. 
Si un objeto no puede desmontarse y no pueden 
lavarse todas sus superficies, no puede 
esterilizarse. Los objetos se envuelven y se colocan 
separados en el esterilizador para permitir que 
circule el gas. Los objetos desmontables (p. ej. 
Equipos eléctricos) deben desmontarse antes del 
proceso. Los objetos acrílicos, algunos artículos 
farmacéuticos y las soluciones no pueden 
esterilizarse con EtO. 
     Los riesgos medioambientales y para la seguridad 
asociados al EtO son numerosos y graves. Deben 
seguirse con cuidado las recomendaciones del 
fabricante sobre el uso del equipo para no hacer 
daño al paciente o al personal del hospital. Los 
efectos agudos (a corto plazo) del EtO en los seres 
humanos consisten principalmente en depresión 
del sistema nervioso central (SNC) e irritación de 
los ojos y las mucosas. La exposición crónica (a 
largo plazo) al EtO en los seres humanos puede 
causar irritación de los ojos, la piel y las mucosas, y 
trastornos del funcionamiento cerebral y nervioso. 
Algunos datos sobre el cáncer en los seres 
humanos demuestran que la incidencia de 
leucemia, cáncer de estómago, cáncer de páncreas 
y de la enfermedad de Hodgkin es más alta entre 
los trabajadores expuestos al EtO. Sin embargo, se 
considera que estos datos son limitados a y no 
concluyen, debido a la ambigüedad de los estudios. 
La Environmental Protection Agency (EPA) a 
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clasificado al EtO dentro del grupo B1, como 
carcinógeno probable para los seres humanos. 
 ESTERILIZACIÓN CON PLASMA 
     La esterilización con plasma es una técnica de 
esterilización a baja temperatura que se ha convertido 
en el método de elección para esterilizar los objetos 
sensibles al calor. Las técnicas de esterilización 
convencionales (p. ej. Autoclave, hornos, sustancias 
químicas como el EtO) se basan en la inactividad 
metabólica irreversible o en la alteración de los 
componentes estructurales vitales de los 
microorganismos. La esterilización por plasma actúa 
de forma distinta porque utiliza fotones ultravioletas 
(UV) y radicales. Una ventaja del método de 
esterilización por plasma es la posibilidad de 
esterilizar a una temperatura relativamente baja (50 
°C) conservando la integridad del instrumental 
fabricado a base de polímeros, que no puede 
esterilizarse en autoclave ni en horno. Además, la 
esterilización por plasma es segura, tanto para el que 
la realiza como para el paciente, al contrario del EtO. 
     La esterilización con peróxido de hidrógeno en fase 
de vapor es una forma de esterilización por plasma en 
la que se utiliza peróxido de hidrógeno para esterilizar 
el instrumental rápida y eficazmente. El instrumental 
puede esterilizarse a temperaturas bajas (es decir, 
inferiores a 50 °C), y durante intervalos de tiempo 
cortos (es decir, 45 minutos), y está disponible 
inmediatamente porque no es necesario la aireación. 
Los objetos que se van a esterilizar deben envolverse 
en tela de polipropileno sin entretejer o en bolsas de 
plástico (Tyvek-Mylar). Con este método pueden 
esterilizarse objetos de acero inoxidable, aluminio, 
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bronce, silicona, teflón, látex, etil-vinil-acetato, cratón, 
policarbonato, polietileno, cloruro de polivinilo (PVC) y 
polimetilmetacrilato. Un inconveniente importante de 
la esterilización  por plasma es que depende del 
“grosor” real de los microorganismos que se van a 
inactivar, porque es necesario que los fotones UV 
lleguen hasta el ADN. Cualquier material que cubra 
los microorganismos (p. ej. el envoltorio) hace más 
lento el proceso. Los elementos que no pueden 
esterilizarse con seguridad son la ropa, las gasas, los 
productos de la madera (incluyendo el papel), los 
endoscopios, algunos plásticos, los liquitos, los 
objetos que no pueden desmontarse, los objetos que 
no pueden secarse del todo, los objetos con 
soldadura de cobre o de plata o con epoxi bisfenol, los 
tubos y los catéteres de más de 28 cm de longitud, y 
los tubos y catéteres de más de 1-3 mm de diámetro. 
Es necesario utilizar adaptadores especiales 
(refuerzos de H2O2) para los dispositivos huecos para 
asegurarse de que el esterilizador llega a todas las 
zonas.  
 RADIACIÓN IONIZANTE 
     La mayoría de los artículos que envasan los 
fabricantes se esteriliza mediante radiación ionizante 
(es decir, cobalto 60). Este método se limita a su uso 
comercial debido a su precio. Los artículos 
esterilizados mediante esterilización ionizante que 
suele utilizar el PQ son el material de sutura, las 
gasas, el material desechable (es decir, batas, paños 
y cobertores pasa las mesas), polvos y productos 
derivados del petróleo. Los objetos esterilizados pre-
empaquetados que se hayan abierto, pero no se 
hayan utilizado no pueden volver a esterilizarse 
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utilizando otros métodos, ya que podría dañarse el 
objeto y causar un problema sanitario. 
 ESTERILIZACIÓN QUÍMICA EN FRÍO 
     Las sustancias químicas que se utilizan para las 
esterilización no deben ser corrosivas para los objetos 
que se van a esterilizar. El glutaraldehído es un 
dialdehído saturado que cada vez se utiliza más como 
desinfectante de alto nivel y esterilizador químico. No 
es corrosivo para los metales, caucho y los plásticos,  
permite esterilizar instrumentos delicados como lentes 
(es decir, endoscopios, citoscopios y broncoscopios). 
Para la desinfección del alto nivel de los endoscopios 
se recomienda utilizar una solución de glutaraldehido 
al 2% sin surfactante. 
     Los objetos que se van a esterilizar deben estar 
limpios y secos; la materia orgánica (p. ej. sangre, 
saliva) pueden impedir la penetración en las grietas y 
las juntas. El agua residual produce dilución química. 
Los instrumentos desmontables deben desmontarse 
antes de sumergirlos. Deben respetarse 
escrupulosamente los tiempos de inmersión indicados 
por el fabricante (p. ej. glutaraldehido al 2%: 10 horas 
a 20 °C-25°C para la esterilización; 10 minutos a la 
misma temperatura para la desinfección). Una vez 
trascurrido el tiempo de inmersión adecuado, los 
instrumentos deben enjuagarse con agua estéril y 
secarse con toallas estériles para que no dañen los 
tejidos del paciente. El principal problema que se 
asocia al glutaraldehido es que es un irritante y 
sensibilizador respiratorio y cutáneo reconocido, y 
puede afectar negativamente a la salud a los 
trabajadores que están en contacto con él. Si el 
equipo desinfectado no se enjuaga completamente y 
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quedan residuos de glutaraldehido en los 
endoscopios, pueden producirse alteraciones graves 
en los pacientes humanos, como colitis química, 
pancreatitis y lesión de las mucosas.  
 ESTERILIZACIÓN EN FRÍO 
     La esterilización en frío se utiliza para algunos 
instrumentos, pero no puede garantizarse la 
esterilización. El instrumental que no puede 
esterilizarse en un autoclave se esteriliza mejor 
utilizando medios alternativos (p. ej., esterilización con 
óxido de etileno o con plasma). Las soluciones que 
contienen cloruro de bencil amonio (BAC) no deben 
utilizarse para los instrumentos que tienen carburo de 
tungsteno insertado, porque el BAC disuelve el 
tungsteno. 
 INDICADORES DE LA ESTERILIZACÍON 
     Meter un objeto en un esterilizador e iniciar el 
proceso no asegura la esterilización. El fracaso de la 
esterilización puede deberse a una limpieza 
inadecuada (si un objeto no puede desmontarse y no 
puede limpiarse todas las superficies, no puede 
esterilizarse), a un fallo del sistema de esterilización 
utilizado, al uso inadecuado del equipo, a un 
envasado inadecuado, a una técnica de carga 
deficiente o a no comprender los conceptos de los 
procesos de esterilización. 
     Los indicadores de la esterilización permiten 
comprobar la eficacia de la esterilización. Los 
indicadores sufren un cambio químico o biológico en 
respuesta a una combinación del tiempo y la 
temperatura. Los indicadores químicos, que están 
disponibles para la esterilización con vapor, con gas y 
con plasma, suelen ser tiras de papel o cintas 
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impregnadas con material que cambia de color 
cuando alcanza cierta temperatura. Las sustancias 
químicas responde a cierta condición como calor, 
presión o humedad extremos, pero no reflejos la 
duración de la exposición. Por tanto, es importante 
recordar que los indicadores químicos no indican 
esterilidad, solo que se han cumplido ciertas 
condiciones para la esterilidad. Los indicadores se 
colocan en el centro de cada paquete y en la parte 
exterior del elemento que se va a esterilizar. 
     El uso de indicadores biológicos es de forma más 
segura de determinar la esterilización. Se coloca un 
vial de cristal o una tira de papel con una cepa de 
bacterias formadoras de esporas, no patógena y muy 
resistente (Bacilius stearothermophilus para vapor, 
Bacilius subtilis para gas) en la carga que se va a 
esterilizar. Cuando termina el ciclo de esterilización, 
se recoge el vial o la tira y se cultiva; si crecen 
microorganismos, es que la esterilización no es 
correcta, deben utilizarse indicadores biológicos al 
menos una vez a la semana para comprobar el 
método de esterilización. 
     No se debe confiar demasiado en los indicadores de 
la esterilización, debido a los problemas que se han 
mencionado antes. No son un sustituto de la 
supervisión  del personal, el conocimiento general del 
proceso de esterilización y el cumplimiento de las 





D. PREPARACIÓN DEL PERSONAL QUIRURGICO 
El personal quirúrgico es la causa principal de 
contaminación microbiana durante la cirugía. La 
preparación cuidadosa del equipo quirúrgico y del personal 
no estéril reduce las bacterias en las salas quirúrgicas, pero 
no las elimina. Se ha observado que existe una relación 
entre el número de personas, sus movimientos y el número 
de bacterias presentes en el aire de las salas quirúrgicas. 
Para reducir al mínimo la contaminación durante la cirugía, 
deben seguirse unas normas estrictas con respecto a la 
indumentaria quirúrgica de todo el personal de quirófano, 
incluyendo los observadores. Si es posible, el personal de 
quirófano debe limitarse únicamente a las personas 
imprescindibles para la anestesia o la asistencia quirúrgica. 
E. LIMPIEZA QUIRÚRGICA 
La limpieza quirúrgica es el procedimiento mediante el que 
se lavan las manos y los antebrazos para reducir el número 
de bacterias que entran en contacto con la herida a través 
del personal durante la cirugía. Todos los miembros del 
equipo quirúrgico estéril deben lavarse las manos y los 
brazos antes de entrar en la zona quirúrgica. Los objetivos 
de la limpieza quirúrgica son la eliminación mecánica de la 
suciedad y la grasa, la disminución de la población 
bacteriana transitoria (es decir, bacterias depositadas 
desde el entorno) y la disminución residual de la población 
bacteriana residente en la piel (es decir, las bacterias que 
se aíslan insistentemente de la piel) durante la intervención. 
No se recomienda sólo confiar en los guantes (sin hacer 
una limpieza quirúrgica) para prevenir la contaminación 
bacteriana, porque muchos guantes quirúrgicos tienen 
agujeros cuando se termina la cirugía, y el porcentaje 
puede aumentar si la operación es muy larga o complicada. 
En un estudio reciente realizado en dos hospitales 
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veterinarios, se observó que la incidencia global de los 
defectos de los guantes era el 23.3%. Se produjeron 
muchas más defectos en las intervenciones de los tejidos 
no blandos y en los guantes de la mano no dominante. El 
84% de todos los defectos se produjeron en intervenciones 
que duraron más de 60 minutos.  
Hay que destacar que las personas que realizaron la 
cirugía no pudieron determinar de forma precisa si sus 
guantes tenían algún defecto. 
Como la tasa de defectos es más alta en las intervenciones 
quirúrgicas más largas (especialmente en las 
intervenciones ortopédicas), debe considerarse cambiar de 
guantes cada 60 minutos o ponerse dos pares. 
Los jabones o detergentes antimicrobianos que se utilizan 
deben actuar rápidamente, ser de amplio espectro y no 
irritantes, y deben inhibir el crecimiento microbiano rápido 
de rebote. Algunos limpiadores de manos se unen al 
estrato corneo, lo que produce una actividad residual. 
Como las bacterias proliferan debajo de los guantes, 
especialmente si estos se dañan durante la cirugía, es 
deseable que exista una actividad química persistente. Las 
soluciones para el lavado quirúrgico que más se utilizan 
son el gluconato de clorhexidina, la povidona yodada y el 
hexaclorofeno (v. tabla 2). Sin embargo, actualmente 
existen en el mercado soluciones a base de alcohol, que no 
necesitan agua y/o cepillado, y muchos cirujanos las 
prefieren. La mayoría de los expertos está de acuerdo que, 
aunque utilizar las cerdas de un cepillo para frotarse debajo 
de las uñas sigue siendo una buena idea, la costumbre 
tradicional de cepillarse vigorosamente las capas más 
superficiales de la piel no sólo es innecesaria, sino 
imprudente. Estas soluciones que no necesitan cepillado 
suelen producir una muerte rápida y requieren un tiempo de 
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contacto corto si se compara con las soluciones 
tradicionales de povidona yodada o clorhexidina.  
En el mercado existen varias de estas soluciones que han 
demostrado una eficacia superior a la de la clorhexidina o 
la povidona yodada en los ensayos clínicos. En un estudio 
se observó que las preparaciones para manos en seco se 
asociaban a menos riesgo de lesiones cutáneas y a 
recuentos microbianos más bajos, eran más baratas, y la 
mayoría del personal quirúrgico las prefería antes que el 
lavado quirúrgico tradicional. Una de estas soluciones 
incorpora el ATP, un sistema patentado de adyuvantes y 
potenciadores que trabaja sinérgicamente con el alcohol 
etílico para aumentar la protección antimicrobiana residual 
persistente durante más de 6 horas. 
Otra solución es un antiséptico para el lavado de las manos 
que no precisa utilizar agua ni cepillado; contiene un 1% de 
clorhexidina y un 61% de alcohol etílico. También se 
encuentra en el mercado una fórmula con una base de 
alcohol, sin cepillado, que elimina rápidamente la suciedad 
superficial e inactiva los microorganismos. Contiene 
emolientes que ayudan a reducir la sequedad y mantener la 
integridad de la piel. 
Los conservantes ayudan a prolongar la persistencia. 
Aunque la limpieza de manos tradicional suele durar de 5 a 
10 minutos, con las soluciones con una base de alcohol 
suelen realizarse dos lavados de 90 segundos. 
El cepillado quirúrgico separa físicamente los microbios de 
la piel y los inactiva debido al contacto con la solución 
antimicrobiana. Los métodos de cepillado quirúrgico 
tradicionalmente aceptados son el cepillado anatómico 
cronometrado (es decir, cepillado de 5 minutos) y el 
número fijo de pasadas de cepillo (cepillados por área de 
superficie cutánea). Existen distintas recomendaciones con 
respecto al número de veces que hay que enjabonarse y 
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aclararse durante el lavado, el número de pasadas de 
cepillo por área y el tiempo que se dedica a cada área y el 
tiempo que se dedica a cada área; sin embargo, con ambos 
métodos se asegura la exposición suficiente de toda la 
superficie de la piel a la fricción y las soluciones 
antimicrobianas. Si las manos y los brazos están muy 
sucios, debe aumentarse la duración del cepillado o las 
pasadas del cepillo, pero debe evitarse la irritación o 
abrasión de la piel, porque esto hace que las bacterias que 
residen en los tejidos más profundos (p. ej., alrededor de la 
base de los folículos pilosos) se vuelvan más superficiales, 
aumentando el número de microorganismos 
potencialmente infeccioso en la superficie de la piel. El 
tiempo de contacto del jabón o el detergente antimicrobiano 
con la piel debe basarse en la eficacia del producto 
documentada en la literatura científica. Generalmente, es 
adecuado realizar un cepillado de 5-7 minutos antes del 
primer caso del día y un cepillado de 2-3 minutos entre las 
operaciones siguientes. Existen productos o las soluciones 
sin cepillado mencionadas arriba que pueden utilizarse 
como un complemento del primer lavado o como lavado de 
reentrada. Un lavado de reentrada es cualquier lavado que 
se realiza después del primero del día. Para la reentrada 
inmediata con las manos limpias, las manos se secan con 
una toalla estéril. Antes de empezar el lavado deben 
quitarse (joyas, relojes) de las manos y los antebrazos, 
porque son un reservorio de bacterias. Las uñas deben 
mantenerse cortas, limpias, naturales y sanas.  
F. INSTRUMENTAL QUIRÚRGICO 
CLASIFICACION DEL INSTRUMENTAL 
Cada tipo de instrumento quirúrgico está diseñado para un 
uso en particular, y sólo debe utilizarse para esa finalidad. 
Utilizar un instrumento para procedimientos para los que no 
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ha sido diseñado (p. ej., utilizar unas tijeras de 
Metzenbaum para cortar suturas o una pinza de tejidos 
para sujetar hueso) puede desafilarlo o romperlo. 
 Bisturís 
     Los bisturís son los instrumentos de corte principales 
que se utilizan para hacer incisiones en los tejidos. En la 
práctica veterinaria suelen utilizarse mangos de bisturí 
reutilizables (números 3 y 4) con hojas desechables, 
aunque también existen bisturís con el mango y la hoja 
desechables. Existen bisturís con una tapa retráctil 
diseñada para reducir al mínimo el riesgo de lesiones 
debido a las cuchillas quirúrgicas mientras se pasan de 
unas manos a otras entre los distintos pasos de una 
intervención quirúrgica o cuando se eliminan. Existen 
hojas de varias formas y tamaños, dependiendo de para 
qué se vayan a utilizar. En la cirugía de pequeños 
animales, la hoja del n° 10 es la que más se utiliza. 
     Generalmente, los bisturís se utilizan para hacer “cortes 
por deslizamiento”, que significa que la dirección de la 
presión aplicada a la hoja forma un ángulo recto con la 
dirección de la presión del bisturí. Cuando se hace una 
incisión en la piel, la hoja del bisturí debe mantenerse 
perpendicular a la superficie de la piel. Los bisturís 
pueden sujetarse como si fueran un lapicero, con las 
yemas de los dedos o con la palma de la mano. La 
sujeción de tipo lápiz permite hacer incisiones más 
cortas, más finas y más precisas que las otras formas de 
sujetar el bisturí, ya que el bisturí forma un ángulo 
superior a 30° - 40° con el tejido. Sin embargo,  este 
ángulo reduce el contacto con el borde de corte, por lo 
que resulta menos útil para las incisiones largas. La 
sujeción con las yemas de los dedos ofrece más 




     Existen tijeras de distintas formas, tamaños y pesos, y 
suelen clasificarse según el tipo de punta que tienen (p. 
ej., roma – roma, aguda – aguda o aguda – roma), la 
forma de la pala (p. ej., recta o curva) o el borde cortante 
(plano o de sierra). Las tijeras curvas ofrecen mayor 
maniobrabilidad y visibilidad, mientras que las tijeras 
rectas tienen más ventajas mecánicas cuando se cortan 
tejidos duros o gruesos. En cirugía, las tijeras que más 
se utilizan son las de Metzenbaum (también llamadas 
tijeras de Metz, de Nelson, delicadas o tisulares) y las 
tijeras Mayo; las primeras son más delicadas y deben 
reservarse para cortar los tejidos delicados y para las 
disecciones romas. Las tijeras Mayo se utilizan para 
cortar tejidos duros, como las fascias. Para cortar las 
suturas deben utilizarse tijeras específicas, y no tijeras 
tisulares. Las tijeras de suturas que se utilizan en el 
quirófano son diferentes de las tijeras para quitar las 
suturas. Estas últimas tienen una concavidad en una de 
las hojas para impedir que se tire excesivamente del hilo 
cuando se quita la sutura. Las tijeras delicadas (p. ej., 
las tijeras de tenotomía y para el iris) suelen utilizarse en 
las intervenciones oftalmológicas y en otras operaciones 
que requieren cortes finos y precisos. Las tijeras de 
vendaje tienen una punta roma, lo que disminuye el 
riesgo de cortar la piel cuando se introducen debajo del 
vendaje. Las tijeras deben mantenerse afiladas. 
     Las tijeras pueden utilizarse para cortar o para hacer 
disecciones romas.  
 Portaagujas 
    Los portaagujas sirven para sujetar y manipular agujas 
curvas. La forma y el tamaño del portaagujas dependen 
de las características de la aguja que se va a sujetar y 
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de la localización del tejido que se va a suturar. Las 
agujas más gruesas y grandes necesitan portaagujas 
con hojas prensoras más anchas y gruesas. Si se utiliza 
un portaagujas para sujetar el hilo, las hojas prensoras 
deben tener un borde dentado fino o ser lisas para que 
no dañen la sutura deshilachándola o cortándola. Los 
portaagujas largos facilitan el trabajo en las heridas 
profundas. Los portaagujas de alta calidad se fabrican 
con una aleación muy resistente, no corrosiva, y con una 
terminación mate. Las puntas se endurecen 
cubriéndolas con una capa de diamantes o fundiendo 
carburo de tungsteno en su superficie. El carburo de 
tungsteno insertado puede cambiar cuando se deteriora 
o si no sujeta la sutura de forma adecuada. 
 
 Pinzas tisulares 
     Las pinzas tisulares (de mano) son unos instrumentos 
abiertos que se utilizan para sujetar los tejidos. Los 
extremos proximales están unidos para que los extremos 
prensores puedan abrirse cuando se sueltan o cerrarse 
cuando se presionan. Existen pinzas de varias formas y 
tamaños; las puntas (extremos prensores) pueden ser 
agudas, planas, redondas, lisas o con el borde dentado, 
pueden tener dientes pequeños o grandes. Las pinzas 
tisulares con dientes grandes no deben utilizarse para 
sujetar tejidos que se traumatizan con facilidad. Se 
recomiendan utilizar puntas lisas para los tejidos 
delicados, como los vasos sanguíneos. Las pinzas 
tisulares que más utilizan (p. ej., las pinzas Adson 
Brown) tienen pequeños dientes alineados en las 
puntas, lo que reduce al mínimo los traumatismos y 




 Pinzas hemostáticas 
     Las pinzas hemostáticas son un instrumento de presión 
que se utilizan para prensar los vasos sanguíneos. 
Existen pinzas con la punta recta o curvada, y de varios 
tamaños, desde las pinzas mosquito más pequeñas (7 
cm) con un borde dentado transversal en  las hojas 
prensoras hasta las pinzas para vasos más largas (21,5 
cm). El borde dentado de las hojas prensoras de las 
pinzas hemostáticas más grandes pueden ser 
transversal, longitudinal, diagonal, o una combinación de 
estos. Generalmente, los bordes dentados longitudinales 
son más suaves que los tejidos que los bordes dentados 
cruzados, los bordes dentados suelen extenderse desde 
la punta de la hoja prensora hasta el cierre, pero en las 
pinzas de Kelly, los bordes dentados transversales se 
extienden sobre la parte distal de las hojas prensoras. 
Las pinzas de Crile tamaño parecido tienen bordes 
dentados que se extienden toda la longitud de las hojas 
prensoras. Las pinzas de Kelly y Crile se utilizan para los 
vasos más grandes. Las pinzas de Rochester-Carmalt 
son pinzas hemostáticas más grandes, y suelen 
utilizarse para controlar haces de tejido grandes, como 
durante una Ovariohisterectomía. Tienen surcos 
longitudinales y surcos cruzados en las puntas para 
evitar que resbale el tejido. Las pinzas cardiovasculares 
especializadas (p. ej., las pinzas de Satinsky) permiten 
ocluir sólo una parte del vaso. Los bordes dentados de 
las pinzas cardiovasculares comprimen el tejido sin 
cortar la delicada pared de los vasos. Los dientes 
grandes (dientes de ratón) que tienen algunas pinzas en 
las puntas (como las pinzas de Oschner) impiden que el 





     Los separadores manuales y los separadores 
automáticos se usan para separar los tejidos y aumentar 
su exposición. Los extremos de los separadores 
manuales pueden tener forma de gancho, curva, de 
espátula o con dientes. Algunos separadores manuales 
pueden doblarse (es decir, son maleables) para 
adaptarse a la estructura o al área del organismo que se 
va a retraer.  
     Los separadores automáticos mantienen la tensión 
sobre los tejidos y se mantienen abiertos con un cierre 
autoestático (p. ej., separadores de Gelpi, Weitlaner) u 
otro dispositivo (p. ej., un tornillo fijo, como en los 
separadores de Balfour y Finochietto). Generalmente, 
los separadores de Balfour se utilizan para retraer la 
pared abdominal, y los separadores de Finochietto se 
utilizan en las toracotomías. 
 Otros instrumentos 
     Existen instrumentos para aspirar líquidos, sujetar paños 
o tejidos, cortar y eliminar trozos de hueso (tenazas), 
sujetar los huesos durante la reparación de las fracturas, 
raspar las superficies de los tejidos densos (legras), 
eliminar el periostio (elevadores periósticos), cortar o dar 
forma a huesos y cartílagos (osteótomos y cinceles) y 
hacer agujeros en los huesos (trépanos). Las lupas de 
aumento son útiles cuando es necesario realizar cortes o 
suturas precisas en los tejidos (p. ej., en la cirugía 
cardiovascular o neurología) y cuando se trabaja con 
tejidos relativamente pequeños. Se han diseñado 
muchos otros instrumentos especializados para facilitar 




CUIDADOS Y MANTENIMIENTO DEL 
INSTRUMENTAL 
     El instrumental quirúrgico de calidad es una inversión 
valiosa. Debe utilizarse adecuadamente y debe cuidarse 
y mantenerse de forma habitual para prevenir la 
corrosión, la erosión y la decoloración. El instrumental 
debe aclararse con agua caliente inmediatamente tras la 
intervención quirúrgica para evitar que la sangre, los 
restos de tejido, el suero salino u otras sustancias 
extrañas se sequen sobre él. Si el instrumental no puede 
lavarse inmediatamente, debe mantenerse húmedo 
debajo de una toalla mojada. 
     Muchos fabricantes recomiendan que el instrumental se 
aclare, se lave y se esterilice en agua destilada o 
desionizada, porque el agua del grifo contiene minerales 
que pueden decolorar y dejar manchas en los 
instrumentos. Si se utiliza el agua del grifo para aclarar 
el instrumental, debe secarse completamente para evitar 
que queden manchas. El agua que queda en los 
instrumentos puede dejar manchas debido a su alto 
contenido en minerales; por tanto, es importante secar 
bien el instrumental después de lavarlo. Los 
instrumentos con varias piezas deben desmontarse 
antes de lavarlos. Los instrumentos delicados deben 
lavarse y esterilizarse por separado. (2) 
 Limpieza 
     Los métodos de limpieza con ultrasonidos o enzimáticos 
(p. ej., una solución de enzimas hemolíticas como 
HaemoSol) limpian el instrumental de forma eficaz y 
eficiente. Típicamente, las soluciones enzimáticas se 
utilizan para eliminar material proteínico del instrumental 




     Los elementos sucios deben lavarse utilizando una 
solución limpiadora para eliminar todos los detritos 
visibles antes de introducirlos en un limpiador por 
ultrasonidos. Se utiliza un jabón de pH  neutro (pH entre 
7 y 8); los detergentes con pH bajo corroen la superficie 
protectora del acero inoxidable si no se aclaran 
completamente, mientras que los detergentes con pH 
alto corroen o “ennegrecen” el instrumental y pueden 
deteriorar su funcionalidad. 
     No deben usarse soluciones de povidona yodada, jabón 
de fregar, o soluciones para lavar las manos para limpiar 
el instrumental, porque producen manchas y corrosión. 
     Los métales distintos (p. ej., cromo y acero inoxidable) 
no deben mezclarse en el mismo ciclo de ultrasonidos. 
Todos los instrumentos deben colocarse en el limpiador 
de ultrasonidos con el trinquete y el cierre autoestático 
abiertos. Los instrumentos no deben apilarse unos 
encima de otros, porque podrían dañarse los 
instrumentos delicados. Al final de cada ciclo deben 
sacarse del limpiador y aclararse y secarse. Si no se 
dispone de un limpiador por ultrasonidos, el instrumental 
debe limpiarse tan exhaustivamente como sea posible. 
Se utiliza un cepillo limpiador para instrumental para 
eliminar los detritos de los bordes dentados, los dientes 
y las áreas de bisagra. Existen distintos cepillos 
especiales para instrumental (p. ej. Cepillos para tubos 
de aspiración Frazier, cepillos laparoscópicos, cepillo 
escariador de hueso y cepillos de endoscopia) junto con 
los cepillos limpiadores para el instrumental en general. 
También puede utilizarse un cepillo de nylon suave o un 
cepillo de dientes; los raspadores y las áreas con bordes 
dentados pueden necesitar un cepillo de alambre. El 
instrumental se seca con una toalla de papel limpia. Las 
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puntas finas de las pinzas hemostáticas deben colocarse 
boca arriba en las toallas para impedir que se dañen. 
 Lubricación y autoclave 
     El autoclave no sustituye la limpieza adecuada del 
instrumental. Los instrumentos con cierre autoestático, 
las bisagras y el equipo eléctrico deben lubricarse antes 
de introducirlos en el autoclave. Sólo deben utilizarse 
lubricantes quirúrgicos, porque el vapor puede penetrar 
en ellos; los aceites industriales interfieren con la 
esterilización por vapor y no deben utilizarse. Ya no se 
aconseja utilizar un baño de lubricante, porque la 
solución puede contener bacterias procedentes del 
instrumental que se ha introducido antes de la solución. 
Se recomienda utilizar un rociador de lubricante. 
Generalmente, el instrumental se agrupa en paquetes 
según su uso (v. tabla 2). 
     Antes de introducirlo en el autoclave, el instrumental 
debe envolverse en tela o colocarse sobre un paño en el 
interior de un recipiente perforado para que absorba la 
mezcla. El instrumental debe esterilizarse con los cierres 
autoestáticos y las bisagras abiertos.  
    NUNCA cierre un instrumento en el autoclave; si se 
cierran, el vapor no alcanza las superficies de metal 
superpuestas, por lo que no se esterilizan. Si no se 
abren, las áreas de bisagra de las pinzas y las pinzas 
hemostáticas pueden dilatarse y resquebrajarse al 
exponerse al calor durante la esterilización en el 
autoclave. 
    No debe sobrecargarse la cámara y se debe evitar el 
hacinamiento de los instrumentos para impedir que se 
dañen los instrumentos delicados. Los paquetes de 
instrumentos deben envolverse dos veces y sellarse con 
cinta adhesiva (p. ej., cinta para autoclave). También se 
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añade un sistema de control antes de introducir el 
instrumental en el autoclave (p. ej., indicadores de 
esterilización OK, tiras indicadoras químicas Sterrad). 
Debe evitarse el enfriamiento rápido del instrumental 
para que no se produzca condensación. Las manchas 
deben diferenciarse de la oxidación (v. tabla 3). Las 
manchas pueden quitarse, mientras que la oxidación es 
permanente. (2). 
 
TABLA Nº 2 
INSTRUMENTAL SEGÚN SU USO 
TIPO Y CAUSA DE LA ALTERACION SOLUCION 
Corrosión 
 Exceso de humedad en la superficie del 
instrumento o del paquete del instrumental 
 Aclarado con agua del grifo; depósitos de 
tierras alcalinas en las paredes del 
autoclave que se depositan en el 
instrumental 
 Contacto prolongado con soluciones 
limpiadoras enzimáticas 
Erosión 
 Contacto del instrumental con suero salino 
o materiales extraños 
 Residuos de detergente en el instrumental 
durante la esterilización en el autoclave 
 Utilización de detergentes alcalinos que 
eliminan la capa de óxido de cromo. 
 Lavado simultáneo de metales de distinta 
composición en un limpiador por 
ultrasonidos 
Depósitos de óxido 
 Depósitos de hierro sobre el instrumental 
procedentes del agua del grifo 
 Deposición y oxidación de las partículas de 
carbono del instrumental de acero 
inoxidable si se esterilizan con 
instrumentos cromados con el metal 
expuesto 
Manchas 
 La condensación y la evaporación lenta del 
agua hacen que caigan gotas que 
contienen sodio, calcio y/o magnesio sobre 
el instrumental 
 
 Precalentar el autoclave; dejar que el 
instrumental se enfríe lentamente. 
 Utilizar agua destilada o desionizada 
durante la esterilización limpiar el 
autoclave periódicamente con ácido 
acético 
 
 No exponer los instrumentos de acero y 
carbono a los limpiadores enzimáticos 
más de 5 minutos 
 
 Aclarar el instrumental con agua 
destilada 
 Evitar utilizar detergentes con una base 
de cloro 
 
 Utilizar un detergente que tenga un pH 
próximo a 7 
 Separar el instrumental fabricado con 
metales diferentes durante la limpieza 
 
 Utilizar agua destilada o desionizada para 
la limpieza, el aclarado y la esterilización 
 Separar los dos tipos de acero durante la 
esterilización; sustituye los instrumentos 
cromados que estén descascarillados o 
tengan imperfecciones 
 Utilizar el autoclave siguiendo las 
instrucciones; abrir la puerta una vez que 
el vapor se haya agotado; comprobar las 
válvulas y las juntas; utilizar agua 




TABLA Nº 3 
COLOR DE LA MANCHA Y CAUSA 
 
 Fuente: (2) 
 
 







Detergentes con pH alto, clorhexidina o humedad inadecuada del 
instrumental. También puede estar causado por utilizar agua del grifo. 





Soluciones para el instrumental con pH bajo. La película de color 
pardusco también puede estar causada por un malfuncionamiento del 
esterilizador. Otras manchas situadas de forma parecida también pueden 





Recubrimiento inverso, cuando se procesan juntos mediante ultrasonidos 
instrumentos de metales diferentes (p. ej., cromo y acero inoxidable). 
También puede estar causada por contacto con suero salino, sangre o 
cloruro de potasio. 
Multicolor 
 
Calor excesivo por un punto caliente localizado del esterilizador. Las 
manchas de color arco iris pueden eliminarse. 
Manchas de 
colores claros y 
oscuros 
Gotas de agua que se han secado sobre el instrumento. La evaporación 
lenta produce depósitos de sodio, calcio y magnesio. 
Gris azulado 
 
Cuando se usan soluciones de esterilización líquidas (frías) sin seguir las 
recomendaciones del fabricante. 
Negro 
 
Contacto con amoníaco o con una solución que contiene amoníaco. 
Gris 
 
Se está usando un líquido para quitar el óxido durante más tiempo del 
que recomienda el fabricante 
De óxido Sangre seca que se ha endurecido sobre las áreas dentadas o las 
bisagras de un instrumento quirúrgico. Este material orgánico, una vez 
endurecido, puede tener un color oscuro. También puede estar causado 
por utilizar agua del grifo. 
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Gluconato de clorhexidina Alteración de la 
pared celular y 
precipitación de las 
proteínas celulares. 
 Amplio espectro (más eficaz frente a 
bacterias gram+ que gram- y 
hongos) 
 Buen viricida 
 Actividad residual, porque se une a 
la queratina 
 El material orgánico no la inactiva 
 Puede ser menos irritante para la 
piel que los yodóforos 
Hexaclorofeno Alteración de la 
pared celular y 
precipitación de las 
proteínas celulares. 
 Bacteriostático para los cocos 
gram+ 
 Actividad mínima frente a bacterias 
gram-, hongos o virus 
 El material orgánico no lo inactiva 
 Acumulativo (el alcohol lo anula) 
 Puede ser neurotóxico. 
Yodóforos (p. ej., povidona 
yodada) 





microbiano por yodo 
libre. 
 Amplio espectro (bacterias gram+  y 
gram -, hongos y virus 
 Alguna actividad frente a esporas 
 El material orgánico lo inactiva 
 Requiere un contacto con la piel de 
2 minutos como mínimo 
Paraclorometaxilenol (PCMX) Alteración de la 
pared celular e 
inactivación 
enzimática. 
 Amplio espectro (más eficaz frente a 
bacterias gram+ que gram-. hongos 
o virus). 
 La acción aparece lentamente 
Triclosán Alteración de la 
pared celular 
 Amplio espectro (no es eficaz frente 
a Pseudomonas spp.)  
 El material orgánico le afecta muy 
poco 




 Amplio espectro (bacterias gram – y 
gram +, hongos y virus) 
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2.1.1.3 Clasificación de intervenciones quirúrgicas en función 
a la herida 
Las heridas quirúrgicas se clasifican según el grado de 
contaminación, que ayuda a predecir la probabilidad de que se 
desarrolle una infección. El National Research Council desarrolló 
un sistema de clasificación para que sirviera de base para 
comparar los distintos tipos de herida. 





Heridas quirúrgicas no traumáticas, 
no inflamadas, cuando no se ha 
accedido a los sistema respiratorios, 










Heridas quirúrgicas cuando se ha 
accedido a los sistema respiratorios, 
gastrointestinal o genitourinario en 
condiciones controladas sin una 
contaminación inusual; o también, 
heridas limpias en que se ha 
colocado un drenaje 
Broncoscopía, Colecistectomía, 






Heridas accidentales, abiertas, 
recientes; intervenciones en las que 
se ha derramado contenido 
gastrointestinal u orina infectada o 
se ha producido una alteración 
importante de la técnica aséptica. 
Derrame biliar durante una 
colecistectomía o intervenciones de 
derivación biliar, Masaje cardíaco 
abierto, Cistotomía con derrame de 





Heridas traumáticas antiguas con 
derrame purulento, tejido 
desvitalizado o cuerpos extraños; 
intervenciones quirúrgicas  en las 
que se perfora una víscera o se 
produce contaminación fetal 
Escisiones o drenaje de un absceso, 
Peritonitis, Perforación del intestino, 
Rotura de la vejiga urinaria causada 
por colescistitis necrosante, 






2.1.1.4 Medios de Cultivo 
Un medio de cultivo consta de un gel o una solución estéril 
que cuenta con los nutrientes necesarios para permitir, en 
condiciones favorables de pH y temperatura, el crecimiento 
de virus, microorganismos, células, tejidos vegetales o 
incluso pequeñas plantas. Según lo que se quiera hacer 
crecer, el medio requerirá unas u otras condiciones.  
Para que las bacterias crezcan adecuadamente en un 
medio de cultivo artificial debe reunir una serie de 
condiciones como son: temperatura, grado de humedad y 
presión de oxígeno adecuado, así como un grado correcto 
de acidez o alcalinidad. Un medio de cultivo debe contener 
los nutrientes y factores de crecimiento necesarios y debe 
estar exento de todo microorganismo contaminante.  
                                Medios Diferenciales 
Estos medios contienen indicadores que permiten 
diferenciar a los microorganismos en base a su apariencia 
macroscópica en el medio. Estos medios hacen que ciertos 
microorganismos produzcan colonias macroscópicamente 
características (o zonas características a su alrededor), las 
cuales son de ayuda en su diferenciación entre los 
microorganismos de una muestra. Constituyen ejemplos de 
medios diferenciales el Agar Sangre y el Agar MacConkey 
entre otros. 
a) Agar Sangre: El agar sangre es una combinación de un 
agar base (agar nutritivo) con el agregado de 5 % de 
sangre ovina, también puede usarse sangre humana, 
para cultivos en una placa de Agar. El agar sangre 
aporta muchos factores de enriquecimiento. Se usa 
también para ver la capacidad hemolítica de los 




b) Agar MacConkey: Es un medio selectivo y diferencial 
recomendado para el cultivo y aislamiento de 
microorganismo Gram negativos a partir de muestras 
clínicas, de alimentos, agua, productos lácteos y 
productos farmacéuticos. En este medio se aíslan y 
diferencian bacilos entéricos Gram negativos 
fermentadores y no fermentadores de la lactosa. 
El Agar MacConkey en su forma original fue utilizado 
para diferenciar cepas de Salmonella typhosa de otros 
miembros del grupo coliforme. La fórmula fue 
modificada para mejorar el crecimiento de cepas de 
Salmonella y Shigella y con ello también se mejoraron 
las reacciones diferenciales entre los microorganismos 
patógenos entéricos y el grupo coliforme. 
El Agar MacConkey contiene cristal violeta y sales 
biliares como inhibidores de organismos Gram positivos. 
Las colonias aisladas de bacterias que fermentan la 
lactosa son rosadas y pueden estar rodeadas de una 
zona de precipitado de sales biliares el cual es debido a 
una caída en el pH por la fermentación de la Lactosa. 
Las colonias que no fermentan la lactosa (como las de 
S. typhi, S. paratyphi y S. disentery) permanecen 
incoloras. Medio diferencial para la detección, 
aislamiento y numeración de bacterias coniformes y 
patógenas intestinales en aguas, productos lácteos y 
muestras biológicas. Su acción diferencial está basada 
en que los microorganismos capaces de fermentar 
lactosa producen una caída de pH, junto con una 
absorción del colorante, apareciendo en la colonia el 
color rojo, las colonias de microorganismos que no 






2.1.1.5. Composición de los detergentes 
 
NOMBRE DEL DETERGENTE COMPOSICION 
ALKAZYME 
ENZIMÁTICO PROTEOLÍTICO 
Tensoactivos no Iónicos y catiónicos 
8.70 %, Enzimas proteolíticas 0.6%, 
Secuestrantes Calcáreos 32% 
Cargas Alcalinas 58.4% y Perfume 
0.3% 
DETERGENTE N° 1 
VANISH® 
Percarbonato de Sodio 40%, 
Carbonato de Sodio 52%, 
Tensoactivos Aniónicos, Tensoactivo 
no Iónico, Enzimas, Xileno Sulfonato 
de Sodio, Polímero y Fragancia. 
DETERGENTE N°2 
ARIEL® 
Coadyuvantes de limpieza, 
Dodecilbenceno, Sulfonato de sodio, 
Agentes blanqueactivos, 
Intensificadores de limpieza y 
estéticos. Biodegradabilidad mínima 
del tensoactivo: 90%. 
DETERGENTE N°3 
MAGIA BLANCA® 
Agentes de limpieza, Dodecilbenceno, 
Sulfonato de sodio, Agentes 
antirredepositantes, perfume, 
abrillantador óptico y colorantes. 
Biodegradabilidad mínima del 
tensoactivo: 90%. 





2.2. ANTECEDENTES DE INVESTIGACIÓN 
2.2.1 Análisis de Tesis 
“Evaluación del Efecto Esterilizador de la Formalina sobre 
Material Quirúrgico en cinco periodos de tiempo” - 2009 Susan 
Estefanía Tito Corrales, Universidad Católica de Santa María 
El siguiente es un trabajo de investigación realizado en Arequipa 
cuyos objetivos fueron los de evaluar la eficacia y la eficiencia de la 
formalina, obtener la información exacta de la formalina para poder 
utilizar como un método de esterilización, y plantear una nueva 
alternativa de esterilización de materiales y equipo de cirugía.  
Se realizaron siete muestras cada una con tres cultivos para cada 
período de tiempo. Se utilizó como unidad experimental 7 placas 
DCP de 3/3 caña y como unidad de estudio la pastilla de formalina 
de 8gr. 
Previo al inicio del procedimiento se esterilizó todos los materiales a 
utilizar en el laboratorio, para asegurarse que no influyan factores 
externos y se obtenga resultados erróneos en la investigación, se 
utilizó el autoclave. 
Se obtuvo una muestra de contenido intestinal de un espécimen 
para preparar el cultivo y aislar E.coli.  
Se toma el contenido de la muestra, se sembró por agotamiento en 
estría en el Agar, al día siguiente se observó que la muestra 
presentó colonias de E.coli. La preparación de la solución de E.coli, 
sirvió para evaluar la efectividad de la formalina en pastillas sobre 
las placas de fijación DCP, luego se realizó el recuento inicial y final 
de la cantidad de solución de E.coli por un tiempo estipulado (uno, 
dos, tres, cuatro, cinco y veinticuatro horas) para ver la diferencia 
entre ambas muestras, usando como parámetro el número obtenido 
y analizando el potencial de la formalina en cada tiempo. Se utilizó 
una placa que no fue expuesta a la formalina para obtener un valor 
exacto de la cantidad de E.coli para ser usada como testigo. 
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Se revisó el Petrifilm para el recuento de E.coli y coliformes, así se 
pudo determinar el número de bacterias presentes en la solución  
preparada donde se obtuvieron los siguientes valores: 
 Eschericha coli 260 
 Coliformes 360 
 Enterobacterias 720 
Se observó que la concentración era muy alta y se procedió a diluir 
20 ml en 200ml de  agua destilada estéril, quedando como 
resultado: 
 Eschericha coli 65 
 Coliformes 90 
 Enterobacterias 180 
Al tener la solución preparada, se retira la primera placa (placa 
testigo) colocándola en el caldo nutritivo, que no fue expuesta a la 
formalina en pastillas. 
Al término de la hora, cada placa se colocó en su respectivo 
recipiente que ya estaba preparado adecuadamente, esterilizado y 
con la pastilla de formalina dentro envuelta en una gasa, tomando 
desde ese momento el tiempo de una, dos, tres, cuatro, cinco hasta 
las 24 horas respectivamente. 
Retirando las placas de una, dos, tres, cuatro, cinco y veinticuatro 
horas y teniendo los frascos con caldo nutritivo y su correspondiente 
placa y fueron llevados a la incubadora. 
Se prepararon los medios de cultivo: Agar Sabouraud 200ml para 7 
placas, para lo cual se utilizó 13gr. del mismo, Agar Sangre 100ml 
para 7 placas compartidas y se necesita 4gr. de este; y Agar 
MacConkey 100ml para compartir la placa junto con el Agar Sangre, 
para lo cual se usó 5gr. del mismo.  
Se rotularon todas las placas, y se lleva a cabo la siembra por 
agotamiento en estría, se sembró en cada placa de una, dos, tres, 
cuatro, cinco, veinticuatro horas y la placa testigo que no fue 
expuesta a la formalina en pastilla. En total 21 medios de cultivos 
fueron sembrados. (10) 
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CAPITULO III. MATERIALES Y MÉTODOS 
3.1. LOCALIZACIÓN DE TRABAJO 
3.1.1. Espacial 
El presente trabajo de investigación se realizó en el Hospital 
Veterinario Terán en la provincia de Arequipa, del departamento 
de Arequipa, ubicado en la parte Sur occidental de la costa del 
Perú. La ciudad se encuentra localizada altitud de 2328 msnm, 
tiene una superficie total de 63,345.39 km2. La temperatura 
máxima es de 27 grados centígrados y la temperatura mínima es 
de 6 grados centígrados. La humedad máxima es de 68% y la 
mínima es de 30%.  
   Fuente: (12) 
3.1.2. Temporal 
El trabajo de investigación se llevó a cabo entre los meses de 
Noviembre del 2014 a Agosto del 2015. 
3.2. MATERIALES 
3.2.1. Materiales de laboratorio 
 5 piezas de Instrumental quirúrgico (Tijera Metzenbaum, Pinzas 
mosquito, Pinza de mano izquierda, Pinza Portaaguja). 
 5 riñoneras 
 Agua de grifo 
 Agua destilada estéril 
 Alkazyme  
 Asas de platino 
 Balanza analítica 
 Detergente Ariel ® 
 Detergente Magia Blanca ® 
 Detergente Vanish ® 
 Fósforo o encendedor 
 Frascos pírex de 500 ml 




 Placas Petri 
 Vacutainer tapa roja 
 Waypall 
a) Cultivos 
 Agar Sangre 
 Agar MacConkey 
3.2.2. Materiales de campo 
 Guantes estériles 
 Hisopos estériles 
 Mandil o Ambo de trabajo 












Debido al tipo de estudio de investigación que se realizó no 
se trabajó con universo. 
3.3.1.2. Tamaño de muestra: 
             Veinte muestras cada una con dos cultivos. 
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3.3.1.3. Formación de unidades experimentales de estudio: 
Se elegirá al azar 5 piezas del equipo básico de cirugía 
procedentes de cada uno de los cuatro tipos del sistema de 










a) Primera Intervención quirúrgica: Limpia 
 
Contenido de la Riñonera 
según orden 
Pieza quirúrgica 
Alkazyme Pinza Portaaguja 
Detergente N° 1 Vanish ® Tijera Metzenbaum 
Detergente N° 2 Ariel ® Pinza de Mano 
izquierda 
Detergente N° 3 Magia Blanca ® Pinza Mosquito I 
Agua de grifo Pinza Mosquito II 
Fuente: Elaboración propia 
 
b) Segunda Intervención quirúrgica: Sucia 
Contenido de la Riñonera 
según orden 
Pieza quirúrgica 
Alkazyme Pinza Mosquito I 
Detergente N° 1 Vanish ® Tijera Metzenbaum 
Detergente N° 2 Ariel ® Pinza de Mano 
izquierda 
Detergente N° 3 Magia Blanca ® Pinza Mosquito II 
Agua de grifo Pinza Portaaguja 




TIPO DE INTERVENCIÓN 
QUIRÚRGICA 
Limpia Ovariohisterectomía 
Limpia Contaminada Enterotomía por obstrucción de 
cuerpo extraño 
Contaminada  Ruptura de Diafragma por trauma 




c) Tercera Intervención quirúrgica: Limpia 
Contaminada 
Contenido de la Riñonera 
según orden 
Pieza quirúrgica 
Alkazyme Pinza de Mano izquierda 
Detergente N° 1 Vanish ® Pinza Portaaguja 
Detergente N° 2 Ariel ® Pinza Mosquito I 
Detergente N° 3 Magia 
Blanca ® 
Tijera Metzenbaum 
Agua de grifo Pinza Mosquito II 
 Fuente: Elaboración propia 
d) Cuarta Intervención quirúrgica: Contaminada 
Contenido de la Riñonera 
según orden 
Pieza quirúrgica 
Alkazyme Pinza Mosquito I 
Detergente N° 1 Vanish ® Tijera Metzenbaum 
Detergente N° 2 Ariel ® Pinza Portaaguja 
Detergente N° 3 Magia 
Blanca ® 
Pinza Mosquito II 
Agua de grifo Pinza de Mano Izquierda 
Fuente: Elaboración propia 
3.3.2. Criterios de selección: 
a)  Criterios de inclusión 
 Intervenciones quirúrgicas con factores de contaminación 
 Intervenciones quirúrgicas sin factores de contaminación 
 Riñoneras esterilizadas en estufa 
 Agua destilada esterilizada en autoclave 
b)  Criterios de exclusión 
Piezas de Instrumental quirúrgico no utilizado en la intervención 
quirúrgica 
3.3.3. Métodos de evaluación 
3.3.3.1. Metodología de la experimentación: 
La metodología y muestreo de esta investigación estuvo 
dirigido a criterio de la investigadora.  
56 
 
Se procede a colocar en la mesa las 5 riñoneras estériles, 
vertimos 200 ml de Agua destilada estéril en 4 de ellas, 
luego empezamos a colocar 0.2 grs de Alkazyme en la 
primera, 0.2 grs de detergente N° 1 Vanish® en la segunda, 
0.2 grs de detergente N° 2 Ariel en la tercera, 0.2 grs. de 
detergente N° 3 Magia Blanca en la cuarta y en la quinta 
riñonera verter sólo 200 ml de agua de grifo.  
Las piezas de cirugía fueron elegidas y colocadas al azar 
en cada riñonera según el tipo de intervención quirúrgica 
según la casuística del Hospital Veterinario Terán, siendo 
distribuidas simultáneamente en las riñoneras, que 
contienen agua destilada estéril con los detergentes 
seleccionados, el detergente enzimático proteolítico y agua 
de grifo respectivamente, se dejó sumergida cada pieza en 
cada riñonera por 15  minutos.  
Luego nos colocamos guantes estériles para lavar las 
piezas de cirugía, empezamos con la pieza (elegida al 
azar) de la primera riñonera, continuamos aclarando con 
agua destilada estéril para luego secar con un paño Wypall 
estéril.  
Seguidamente continuamos con tomar 2 muestras de cada 
una de las piezas con los hisopos estériles, pasando el 
hiposo por el borde de cada pieza (puntas, mandíbulas, 
cuerpo, cremallera, articulación según corresponda).  
El mismo procedimiento fue realizado con cada una de las 
4 piezas de instrumental restantes.  
Al tener las muestras de cada pieza instrumental, 
continuamos con sembrar en nuestros medios de cultivo; 
nos colocamos guantes estériles y procedemos a esterilizar 
el asa de platino al flameo usando un mechero por 
agotamiento para realizar la estría en el Agar Sangre, luego 
se toma el contenido de la muestra y también la 
sembramos por agotamiento dentro de la estría. De igual 
manera se realiza el mismo procedimiento para el Agar 
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MacConkey, cada Placa Petry fue rotulada con el nombre 
del contenido de cada riñonera y el nombre de la pieza de 
instrumental.  
 
3.3.3.2. Recopilación de la información 
 
 En el quirófano: Obteniendo las piezas utilizadas en la de 
intervención quirúrgica según la casuística del Hospital 
Veterinario Terán. 
 En el laboratorio: Realizando el lavado del instrumental y 
realizando los cultivos correspondientes. 
 En la biblioteca: Mediante texto universitarios, revistas con 
relación al tema de investigación. 
 En otros ambientes generadores de la información 
científica: Mediante páginas web. 
3.3.4. Variables de respuesta 
3.3.4.1. Variables Independientes 
 Instrumental quirúrgico 
 Clasificación de intervención quirúrgica en función a la 
herida 
 Tipo de Agar 
 Medio Ambiente 
 3.3.4.2. Variables Dependientes 




3.4. DISEÑO EXPERIMENTAL 
3.4.1.  Unidades de estudio 
Dado el carácter del estudio cada detergente muestreado 




3.4.2. Análisis estadístico 
Para la determinación del poder desinfectante que ejerce cada 
detergente se realizó  la prueba t-Student que se utiliza para 
contrastar hipótesis sobre medias en poblaciones con distribución 
normal, en esta investigación haremos una comparación del 
detergente enzimático proteolítico con el detergente doméstico que 
más se aproxime a alcanzar el poder desinfectante del Alkazyme. 








CAPITULO IV: RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
4.1. RESULTADOS EN MEDIOS DE CULTIVO 
TABLA N° 1  Resultado de crecimiento de bacterias en el medio de 
cultivo Agar Sangre 
NOMBRE DE LAS MUESTRAS CRECIMIENTO DE BACTERIAS 
Alkazyme NEGATIVO 
Detergente N° 1 Vanish ® NEGATIVO 
Detergente N° 2 Ariel ® POSITIVO 
Detergente N° 3 Magia Blanca ® POSITIVO 
Agua de grifo POSITIVO 
Fuente: Elaboración propia 
 
En la Tabla N° 1 se registró el desarrollo de bacterias en el detergente 
N° 2, detergente N° 3 y Agua, los cuales fueron determinados a las 24 y 
48 horas hecha la siembra en los cultivos. Se desarrollaron unas en una 
gran mayoría y otras en minoría, lo cual lo relacionamos con el tipo de 
intervención quirúrgica. 
TABLA N° 2 Resultado de crecimiento de bacterias en el medio de 
cultivo Agar MacConkey 
NOMBRE DE LAS MUESTRAS CRECIMIENTO DE BACTERIAS 
Alkazyme NEGATIVO 
Detergente N° 1 Vanish ® POSITIVO 
Detergente N° 2 Ariel ® POSITIVO 
Detergente N° 3 Magia Blanca ® POSITIVO 
Agua de grifo POSITIVO 
Fuente: Elaboración propia 
 
En la Tabla N° 2 se registró desarrollo de bacterias en el detergente N° 2, 
detergente N° 3 y Agua, los cuales fueron determinados a las 24 y 48 
horas hecha la siembra en los cultivos. En este tipo de Agar hubo mayor 
cantidad de crecimiento bacteriano. 
60 
 
4.2. COMPARACIÓN DE LA EFECTIVIDAD DE DESINFECCIÓN DEL 
INSTRUMENTAL QUIRÚRGICO POR MEDIO DE DETERGENTES  
 
TABLA N° 3: Comparación de eficiencia desinfectante de los detergentes 







N° 1  
Vanish® 
DETERGENTE 






Limpia 100% 100% 100% 0% 0% 
Limpia 
Contaminada 
0% 0% 0% 50% 0% 
Contaminada  0% 0% 0% 50% 50% 
Sucia 0% 0% 0% 0% 50% 
Fuente: Elaboración propia 
  
GRÁFICO N° 1 
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En el estudio de la Tabla N° 3 y Gráfico N° 1, se analizó los detergentes 
domésticos y se comparó con el Alkazyme según las piezas de instrumental 
quirúrgico que se utilizaron con cada detergente para su limpieza y 
desinfección, en primera instancia el Detergente enzimático proteolítico 
muestra su eficacia en 100% en una Intervención quirúrgica limpia, el 
detergente N° 1 Vanish® también es efectivo en una Intervención quirúrgica 
limpia desinfectando el 100%, así mismo el detergente N° 2 Ariel® muestra en 
la intervención quirúrgica limpia el 100% de efectividad en la eliminación de 
bacterias. El detergente N° 3 Magia Blanca® manifiestan un 50% de efectividad 
en la eliminación de bacterias  en una intervención quirúrgica limpia 
contaminada y contaminada; en cambio en una intervención quirúrgica 
contaminada y sucia, la limpieza de instrumental quirúrgico realizada con agua 
de grifo presenta  un nivel bajo de desinfección con el 20% y 80% 
respectivamente. 
4.3. ANÁLISIS DE COMPARACIÓN DE PODER DESINFECTANTE DE 
DISTINTOS DETERGENTES Y AGUA 
TABLA N° 4: Comparación del Alkazyme con el detergente doméstico y 
agua. 
  t p 
Alkazyme – Vanish® 5,196 0,014 
Alkazyme - Ariel® 3,249 0,042 
Alkazyme - Magia blanca® 1,026 0,52 
Alkazyme - Agua 1,004 0,86 
Fuente: Elaboración propia 
 
En el análisis de la Tabla N° 4, mediante la comparación de medias entre los 
elementos de los detergentes domésticos y un detergente enzimático 
proteolítico manifiestan que es poco recomendable el lavado del instrumental 
quirúrgico sólo con agua de grifo ya que el valor de significancia es mayor al 
límite (p<0.05) la p hallada es de 0.86 por ende no muestra confiabilidad en su 
uso; en cambio, con los detergentes de menor confiabilidad para el uso de 
limpieza de instrumental quirúrgico es el Detergente N° 3 Magia Blanca® con 
una significancia de 0.52 mayor al límite (p<0.05). Mientras que el detergente 
N° 2 Ariel®  manifiesta una significancia positiva de 0.042 la cual muestra una 
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efectividad aceptable de desinfección, y el de mejor eficacia es el detergente N° 
1 Vanish® con una significancia positiva de 0.014 menor al límite (p<0.05). 
4.4. COMPROBACIÓN DE HIPÓTESIS  
TABLA N° 5 : Prueba de muestras relacionadas 
Fuente: Elaboración propia 
 
En el análisis de comprobación de la Tabla N° 5 se aprecia la diferencia que existen 
entre el detergente enzimático proteolítico y un detergente doméstico,  el primero es 
efectivo al 100% pero comparando con el detergente N° 1 Vanish ® es el más cercano 
en alcanzar el poder desinfectante para la limpieza de Instrumental quirúrgico, así lo 
demuestran los valores encontrados en la t student. La evaluación entre el Detergente 
N° 1 Vanish ® y Alkazyme es de tendencia buena ya que el detergente N° 1 Vanish® 
muestra un mínimo desarrollo de bacterias en las muestras tomadas, es decir que el 
instrumental quirúrgico limpiado con este detergente desarrolló sólo el crecimiento de 
una bacteria siendo la proyección de uso positiva, el valor t hallado = 5.196, muestra 
una diferencia del punto de parámetro (t=2.353), así mismo en los valores de 
significancia el valor p hallado p=0.014 es menor al límite (p<0.05) comprobando de 
esta forma  que el detergente antes mencionado es el que más se asemeja en obtener 
el poder desinfectante para la limpieza de instrumental quirúrgico.    
GRÁFICO N° 2: Ubicación del valor de la T student 
 
2,353    5,196 
Fuente: Elaboración propia 
 








95% Intervalo de 






1,500 0,577 0,289 2,419 0,581 5,196 3 0,014 
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TABLA N° 6: COMPROBACIÓN DE HIPÓTESIS 
Grados de 
libertad 
0.25 0.1 0.05 0.025 0.01 
1 1.0000 3.0777 6.3137 12.7062 31.8210 
2 0.8165 1.8856 2.9200 4.3027 6.9645 
3 0.7649 1.6377 2.3534 3.1824 4.5407 
4 0.7407 1.5332 2.1318 2.7765 3.7469 
5 0.7267 1.4759 2.0150 2.5706 3.3649 
Fuente: Elaboración propia 
 
INTERPRETACIÓN  
H0= Dado que el uso de Detergente enzimático proteolítico es una práctica 
recomendada para la limpieza de instrumental quirúrgico después de una 
cirugía, es probable que el uso de detergentes de uso doméstico no 
pueda ejercer el mismo poder desinfectante. 
p>0.05 
Para el cumplimiento de esta sentencia la significancia debe ser mayor  
p=0.014 es menor por ende se rechaza esta hipótesis  
H1= Dado que el uso de Detergente enzimático proteolítico es una práctica 
recomendada para la limpieza de instrumental quirúrgico después de una 
cirugía, es probable que el uso de detergentes de uso doméstico pueda 
ejercer el mismo poder desinfectante. 
p<0.05 
Valor p hallado = 0.014 < 0.05 se acepta la hipótesis verdadera y se 
demuestra que si hay diferencias en el poder desinfectante de los 







4.5. ANALISIS DE LA PRESENCIA DE BACTERIAS SEGÚN EL PODER 
DESINFECTANTE DEL DETERGENTE 
TABLA N° 7: PRESENCIA DE BACTERIAS SEGÚN  EL PODER 
DESINFECTANTE DEL DETERGENTE 
 
  






























0 0 1 0 1 1 3 4 
AGUA 1 0 1 0 1 1 3 4 
 
 Leyenda 
Micrococcus spp 1 
Eschericia coli 2 
Enterobacter sakazakii 3 
Klepsiella pneumoniae 4 




TABLA N° 8: ANALISIS DE LA PRESENCIA DE BACTERIAS SEGÚN EL PODER DESINFECTANTE DEL DETERGENTE 
  


































0 0 1 0 1 1 3 4 1,2000 0,83666 1,352 0,850 
AGUA 1 0 1 0 1 1 3 4 1,8000 1,64317 1,002 0,530 
Fuente: Elaboración propia 
 
En el análisis de la Tabla N° 7 y N° 8 se logra apreciar que el poder desinfectante del detergente enzimático proteolítico tiene una 
efectividad del 100%. En la Tabla N° 8, muestra homogeneidad de datos en la significancia p=0.00, en cuanto al uso de los 
detergentes N°1 y N°2 su desviación estándar manifiesta la misma proyección o dispersión 0.54772, pero en las medias existe 
diferencia (Detergente N°1=0.400) (Detergente N°2= 0.600), en las proyecciones de sus significancias  ambos muestran 
efectividad de desinfección siendo el Detergente N°1 el más efectivo p=0.023 (significancia límite=0.05), el uso de agua no 
manifiesta desinfección de bacterias al contrario se logra apreciar una mayor proliferación por ende su significancia es mayor con 
el p=0.530 (valor límite p<0.05) 
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CAPITULO V: CONCLUSIONES 
Primera.- El detergente enzimático proteolítico es un desinfectante con el 
100% de efectividad para la limpieza de instrumental quirúrgico, 
pero demostramos con esta investigación que el detergente N°1 
es uno de los detergentes domésticos que más se aproxima a la 
eficacia del detergente enzimático proteolítico. 
Segunda.- El detergente N° 1 es un desinfectante de mayor efectividad para 
la limpieza de instrumental quirúrgico, con una significancia 
positiva de 0.014 menor al límite (p<0.05). 
Tercera.- El detergente N° 2 es un detergente que manifiesta una 
significancia del 0.042 menor al límite (p<0.05) la cual muestra 
una aceptación para la limpieza de instrumental quirúrgico. 
Cuarta.-  El detergente N° 3 es un detergente que muestra menor 
efectividad de desinfección con una significancia de 0.52, mayor 
al límite (p<0.05) 
Quinta.- El instrumental quirúrgico no debe ser limpiado solamente con 
agua, ya que no es desinfectante y no elimina la carga bacteriana, 




CAPITULO VI: RECOMENDACIONES 
Primera.- Se recomienda utilizar el Detergente enzimático proteolítico para 
la limpieza de instrumental quirúrgico, ya que es un detergente 
que posee un poder desinfectante del 100%. 
Segunda.- Se recomienda utilizar como alternativo el detergente N° 1 que es 
uno de los detergentes que tiene mayor efectividad de 
desinfección frente a otros detergentes de uso doméstico 
utilizados en nuestra investigación. Es un detergente que se 
encuentra a mayor alcance de nuestros colegas para obtener 
mejores resultados y poder eliminar el riesgo de agentes 
contaminantes en nuestras intervenciones quirúrgicas. 
Tercera.- El detergente Nº 2 puede ser utilizado como segundo alternativo, 
tiene una efectividad aceptable de desinfección, por lo tanto 
puede ser recomendada para intervenciones quirúrgicas limpia y 
limpia contaminada.  
Cuarta.- El detergente Nº 3 es recomendado para el uso de intervenciones 
quirúrgicas menos contaminadas. 
Quinta.- Se recomienda no hacer la limpieza del instrumental quirúrgico 
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IMÁGENES DEL PROCEDIMIENTO 
FIGURA Nº 1 
Cinco piezas de instrumental elegidas para el experimento 
 
 
FIGURA Nº 2 






FIGURA Nº 3 












FIGURA Nº 4 





FIGURA Nº 5 
Limpieza de las piezas de instrumental quirúrgico 
 
Las cuatro riñoneras contenidas con agua destilada estéril, detergente 
elegido de izquierda a derecha (Alkazyme, Vanish, Ariel, Magia blanca) y 
la última contenida con agua de grifo cada una con una pieza de 




FIGURA Nº 6 










FIGURA Nº 7 
Toma de muestra con hisopos estériles  
 
 
FIGURA Nº 8 





FIGURA Nº 9 
Preparación de medios de cultivo, a la izquierda Agar Sangre y a la 
derecha Agar McConkey (horas antes) 
 
 
FIGURA Nº 10 











FIGURA Nº 11 
Sembramos con el hisopo de la muestra tomada 
 
 
FIGURA Nº 12 







IMÁGENES DE LOS RESULTADOS 
FIGURA Nº 13 
Placa petry con muestra del Detergente N° 1 no registra crecimiento de 




FIGURA Nº 14 
Placa petry con medio de cultivo Agar Sangre y Agar MacConkey con 







FIGURA Nº 15 
Placa petry con crecimiento de colonias 
 
 
FIGURA Nº 16 
Medios de diferenciación: INDOL, TSI Y LIA 
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